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ASPCs   Adipose-derived stem/progenitor cells 
FGF   Fibroblast growth factor 
BMSCs  Bone marrow-derived stem cells 
CFU  Colony-forming-unit 
GMP   Good Manufacturing Process 
G-CSF   Granulocyte colony stimulating factor 
HIF-1α  Hypoxia inducible factor 
HGF   Hepatocyte growth factor 
HPLC   High performance liquid chromatography 
MMP  Matrix-Metalloproteinasen 
mRNA  Messenger ribonucleic acid 
OCT-4  Octamer-binding transcription factor 4 
PCR   Polymerase chain reaction 
PEG   Polyethylenglykol 
PLA  Processed lipoaspirate 
SDF1  Stromal cell-derived factor 
SOX2  Sex determining region Y-box 2 
SVF  Stromal vascular fraction 
TGF-β   Transforming growth factor beta 
TUNEL  TdT-mediated dUTP-biotin nick end labeling 
VEGF   Vascular endothelial growth factor 
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1.1 Mesenchymale Stammzellen und deren Verwendung in der Klinik 
Seit der Entdeckung von multipotenten Stamm- und Vorläuferzellen aus dem Knochenmark 
(Bone marrow-derived stem cells; BMSCs) stehen diese im Fokus vieler Forschungsarbeiten 
[1]. Aufgrund ihres großen Potentials sich in verschiedenste Zelllinien auszudifferenzieren, 
sind sie aus dem Bereich der Stammzellforschung und der regenerativen Medizin nicht mehr 
wegzudenken. Da aber die Entnahme von Knochenmark ein invasives Verfahren darstellt, das 
unter anderem mit starken perioperativen Schmerzen verbunden sein kann, bleibt die 
klinische Anwendung umstritten [2]. Adulte mesenchymale Stammzellen können fast in jedem 
Gewebe mesenchymalen Ursprungs gefunden werden, wo sie nicht nur eine zentrale Rolle in 
der Regeneration und Reparatur von beschädigtem Gewebe im menschlichen Körper spielen, 
sondern auch zum Ersatz alter, nicht mehr funktionsfähiger Zellen dienen [3]. Dominici et al. 
definierten 2006 die Kriterien für multipotente mesenchymale Stromazellen als 
Plastikadhärenz, Expression von spezifischen Oberflächenmarkern und multipotente 
Differenzierungsfähigkeit in mesenchymale Zelllinien [4]. 2013 definierte die ´International 
Federation of Adipose Therapeutics and Science (IFATS)´ und die ´International Society for 
Cellular Therapy (ISCT)´ Stammzellen anhand zweier wesentlicher Eigenschaften: die Fähigkeit 
zur Selbsterneuerung und die Differenzierung in verschiedene Zelllinien [5]. Vorläuferzellen 
aus dem Fettgewebe (Adipose-derived stem/progenitor cells; ASPCs), die Zuk et al. 2001 
erstmalig beschrieben haben, weisen die erforderlichen Stammzelleigenschaften auf [6], [7]. 
Außerdem hat das Fettgewebe als eine gut durchblutete Bindegewebsart viele entscheidende 
Vorteile gegenüber anderen Bindegeweben. Es ist in ausreichendem Maße vorhanden und 
kann, da es leicht zugänglich ist, durch minimalinvasive Eingriffe gewonnen werden, wie zum 
Beispiel durch eine Liposuktion. Dabei wird das Fettgewebe nicht wie bisher nur als ein zu 
entsorgendes Abfallprodukt angesehen, sondern als eine reich vorhandene Ressource an 
mesenchymalen Stammzellen [8]. Des Weiteren besitzen die isolierten Stammzellen ein hohes 
Differenzierungspotential und können durch eine autologe oder allogene Transplantation auf 
einfache Weise wieder in den Patienten überführt werden [9]. Hervorzuheben ist außerdem, 
dass der Stammzellertrag aus Fettgewebe ca. 500-fach höher ist als aus Knochenmark (ca. 
0.001  bis 0.01% plastikadhärente Zellen) [10], [11]. Prozentual gesehen befinden sich im 
Fettgewebe ca. 2% mesenchymale Stammzellen, wohingegen es im Knochenmark nur eine 
Frequenz von 1:25.000 bis 1:100.000 ist [12]. Während frisch isolierte Zellen aus dem 
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Knochenmark eine CFU-Effizienz (Colony-Forming-Unit) von nur 1:50.000-1:100.000 haben, 
findet man im Fettgewebe eine Effizienz von 1:100 [13]. Somit genügen multipotente 
Stammzellen aus dem Fettgewebe durchaus den Anforderungen von Gimble et al. [8], da sie 
in ausreichendem Maße vorhanden sind, eine multipotente Differenzierungsfähigkeit 
aufweisen, durch minimal invasive Methoden gewonnen und autolog oder allogen 
transplantiert werden können. Sie haben somit ein beträchtliches Potential auf dem Gebiet 
der zellbasierten Gewebeerneuerung [14], [15].  
Es gibt zahlreiche Labor- und Tierversuche, die ASPCs für Geweberegeneration unter anderem 
bei Knochendefekten, Knorpelschäden, ischämischer Herzkrankheit, Hautdefekten und 
Rückenmarksverletzungen verwenden [16], [17], [18], [19], [20]. Mit gutem Erfolg werden sie 
auch bei peripheren Nervenläsionen eingesetzt [21], [22], [23]. Zudem finden die Stammzellen 
in vielen Studien bereits Anwendung am Patienten. Die Forschungsarbeiten umfassen 
Behandlungstherapien auf den Gebieten autoimmunologischer, muskuloskelettaler, 
kardiovaskulärer, urologischer oder gastroenterologischer Erkrankungen [24], [25]. So sind 
bereits im Labor expandierte aus humanem Fettgewebe gewonnene ASPCs das Thema vieler 
Pilotstudien, beispielsweise für die Behandlung von Komplikationen des Morbus Crohn [26] 
oder für eine bessere funktionelle Genesung nach einem schweren Schlaganfall [27]. In der 
Neurologie scheinen die ASPCs zukunftsweisend zu sein und werden bereits bei 
Rückenmarksverletzungen, Parkinson, Amyotropher Lateralsklerose oder multipler Sklerose 
in Studien erprobt [28], [29].  
Auf dem Gebiet der plastischen und rekonstruktiven Chirurgie werden die Stammzellen in der 
Verbrennungsforschung, bei chronischen Wunden [30], Brustrekonstruktionen [31] und 
Weichteilrekonstruktionen jeglicher Art verwendet [32]. 
Bei chronischen, diabetischen oder ischämischen Ulcera verbessert die Anwendung der 
stromalen vaskulären Fraktion (stromal vascular fraction; SVF), welche durch enzymatischen 
Verdau von Fettgewebe gewonnen wird, die Heilung und somit die Lebensqualität der 
Patienten [33], [34]. Eine intravenöse Injektion der SVF wird bei Patienten mit 
fortgeschrittener obstruktiver Lungenerkrankung erprobt [35]. In der Kardiologie dient die SVF 
bei intrakardialer Injektion bei Patienten mit chronischen Kardiomyopathien der Regeneration 
des Myokards [36]. Auch bei orthopädischen Erkrankungen, wie zum Beispiel bei 
intraartikulären Verletzungen, Sehnenrissen oder Osteoarthritis, kommt die SVF mit 
vielversprechenden Ergebnissen zum Einsatz [37], [9]. 
3 
 
Ihr großes Potential Gewebe zu ersetzen, haben mesenchymale Stammzellen unter anderem 
ihrer Fähigkeit sich in verschiedene Zelllinien differenzieren zu können zu verdanken. Es 
wurden bereits Differenzierungen in adipogene, osteogene, chondrogene, myogene, 
hepatogene und sogar neurogene Zelllinien durchgeführt [38]. Darüber hinaus besitzen die 
Stammzellen die Fähigkeit zahlreiche Wachstumsfaktoren, wie zum Beispiel “granulocyte 
colony stimulating factor (G-CSF)”, “transforming growth factor beta (TGF-β)”, “vascular 
endothelial growth factor (VEGF)”, “hepatocyte growth factor (HGF)” oder “fibroblast growth 
factor (FGF2)”, zu sezernieren [24], [39], [40]. Diese sind unter anderem für Wundheilung 
sowie für Neovaskularisation von entscheidender Bedeutung [41], [42]. Außerdem besitzen 
ASPCs immunregulatorische Funktionen, da sie zahlreiche anti-inflammatorische Faktoren 
sezernieren und gleichzeitig einen Abfall pro-inflammatorischer Zytokine bewirken [43], [44], 
[45].  
Da die Sauerstoffkonzentration im menschlichen Fettgewebe und somit in der 
Stammzellnische physiologisch 3,8% bis 9,6% beträgt [46], wirkt sich das Kultivieren von ASPCs 
unter niedriger Sauerstoffkonzentration positiv auf die Expansion, Differenzierung, CFU-
Effizienz und die metabolische Aktivität aus [47]. Dies konnten wir in unserer ersten 
Publikation nachweisen [48]. Außerdem begünstigt Hypoxie die Wachstumsfaktor-Sekretion 
und damit das regenerative Potenzial der Zellen [49], [50]. Dazu untersuchten Studien die 
Fähigkeit von ASPCs Zytokine, die in der Angiogenese involviert sind, zu sezernieren und unter 
hypoxischem Stress zu proliferieren [51]. Sowohl VEGF als auch HIF-1α (hypoxia inducible 
factor 1α) wurden unter Hypoxie hochreguliert und das Wachstum der Zellen in vitro und in 
vivo beschleunigt. Außerdem erhöhte Hypoxie die Bereitschaft der Zellen zu dem Chemokin 
SDF1 (stromal cell-derived factor), welches in ischämischem Gewebe exprimiert wird, zu 
wandern [52]. 
 
1.2 Isolierung von mesenchymalen Stammzellen aus dem Fettgewebe 
Als einer der Ersten isolierte Rodbell 1964 Zellen aus epididymalem Fettgewebe von Ratten. 
Die Methode beinhaltete das Zerkleinern und Waschen des Fettgewebes, die Verdauung mit 
Hilfe des Enzyms Kollagenase bei 37°C und die anschließende Zentrifugation zur Trennung 
einzelner Bestandteile des Gewebes. An der Oberfläche sammelten sich die reifen Adipozyten 
und am Boden die stromale vaskuläre Fraktion (stromal vascular fraction; SVF) an, die unter 
anderem Blutzellen, Fibroblasten, Endothelzellen und Perizyten enthält [53]. Diese war 
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zunächst von geringerer Bedeutung, bis die Arbeitsgruppe Zuk et al. 2001 eine besondere 
Zellpopulation in der SVF vorfand, die sie ´Processed lipoaspirate´ (PLA) Zellen nannte. Da die 
SVF eine heterogene Zellmasse darstellt, wurde durch das Kultivieren der SVF und das 
Adhärieren bestimmter Zellgruppen eine Selektion vorgenommen und tote oder 
unerwünschte Zellen, wie z.B. Erythrozyten eliminiert (Abbildung 1). Durch verschiedene 
Methoden wie Histologie, Immunhistochemie und dem Nachweis von speziellen 
Transkriptionsfaktoren (z.B. Oct4, Nanog, SOX2) in einer Polymerase-Kettenreaktion (PCR), die 
für die Selbsterneuerung von Stammzellen essentiell sind, bewiesen viele Arbeitsgruppen, 
dass die PLA-Zellen multipotente Stammzellen darstellen, die die Fähigkeit besitzen, sich in 
Osteoblasten, Chondrozyten und Adipozyten zu differenzieren [7], [54] [55]. 
 
Abbildung 1: Graphische Zusammenfassung [56]. Abkürzungen: SVF-stromal vascular fraction, 
ASC- adipose stem cell, MSC- mesenchymal stem cell, CD- Cluster of Differentiation. 
 
Der Isolierungsvorgang wurde weiterhin durch mehrere Arbeitsgruppen modifiziert. Dabei 
verwendeten sie kleinere Mengen an humanem Fettgewebe, die bei Liposuktionen anfielen. 
Die Liposuktion ist einer der häufigsten kosmetischen Eingriffe weltweit und ist unter 
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Lokalanästhesie durchführbar [57]. Dies ist für die Patientinnen und Patienten mit wesentlich 
weniger Schmerzen verbunden als bei einer Knochenmarksentnahme, die für einige Patienten 
eine schmerzvolle Prozedur darstellt [2]. Außerdem ist das Fettgewebe nach einer Liposuktion 
bereits durch die Infiltration der Tumeszenzlösung aufgelockert, sodass die feinere Struktur 
des Gewebes einen schnelleren enzymatischen Verdau ermöglicht [58]. 
Die gängigste Methode für die Isolation der SVF ist nach wie vor der enzymatische Verdau von 
Fettgewebe. Hierfür gibt es eine Standardprozedur, die nach derselben Reihenfolge, die 
Rodbell beschrieben hat, abläuft. Dennoch finden sich in den unterschiedlichen 
Isolierungsvorgängen Unterschiede in der Anzahl an Waschvorgängen, 
Enzymkonzentrationen, Zentrifugierungseinstellungen und der anschließenden 
Erythrozytenlyse oder Filtration. Es werden darüber hinaus Methoden beschrieben, die ohne 
Enzyme und nur mit mechanischen Kräften wie Scherkraft, Zentrifugalkraft oder Druck 
arbeiten [59]. Hierzu zeigen Markarian et al. 2014 einen Vergleich zwischen verschiedenen 
Isolierungsmöglichkeiten. Sie konnten beweisen, dass die älteste Methode, die mit der 
Verdauung des Fettgewebes durch Kollagenase arbeitet, den bei weitem größten Zellertrag 
liefert [60]. Hierbei spielt das Alter der Patienten für den Zellertrag und das Überleben der 
Zellen keine Rolle. Zellen, die durch alleinige Zentrifugation gewonnen wurden, zeigten nach 
14 Tagen in Kultur keine Proliferation und wurden aus der Studie ausgeschlossen. Die einzig 
ebenbürtige Methode stellte die Verdauung mit Trypsin dar. In Bezug auf Proliferation und 
Differenzierungsfähigkeit der isolierten Zellen ließen sich kaum Unterschiede zwischen den 
Enzymen erkennen, jedoch führte die Verdauung mit Kollagenase zu einem 5-fach höheren 
Zellertrag. 
Um die Arbeit im nächsten Schritt zu erleichtern, Zeit zu sparen und die Gefahr von 
Kontamination zu verringern, wurden zahlreiche Zellaufbereitungssysteme entwickelt, die 
eine gewisse Standardisierung gewährleisten sollen. Das Besondere dabei ist, dass die 
Entnahme, die Isolierung und schließlich die Injektion während eines einzelnen Eingriffs 
theoretisch möglich sind. 
Eines dieser Zellaufbereitungssysteme ist das Transpose® RT System der Firma InGeneron 
(Houston, USA). In unserer Studie verwendeten wir das Modell ARCTM-Tissue Processing Unit, 
bei welchem es sich um dasselbe Gerät handelt, jedoch unter diesem Namen in der 
Veterinärmedizin verwendet wird (Abbildung 2). Das Transpose® RT System sowie das ARCTM-
Tissue Processing Unit System sind automatisierte und vorprogrammierte 
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Aufbereitungssysteme zum Vermischen, Erwärmen (37°C), Zentrifugieren und Verdauen von 
Fettgewebe. Bis zu vier Proben können gleichzeitig verarbeitet werden. Die dazugehörige 
Matrase™ ist eine hochreine enzymatische Mischung, die nach den GMP-Richtlinien für 
Arzneimittel (Good Manufacturing Practice, „Gute Herstellungspraxis“) hergestellt und mit 
Hochleistungsflüssigkeitschromatographie (HPLC) getestet wird. Das MatraseTM-Reagenz ist 
frei von tierischen Produkten [61]. 
 
Abbildung 2: Ablauf der Zellgewinnung aus dem Fettgewebe der Ratte. A: Entnahme des 
Fettgewebes, B: Zerkleinerung des Fettgewebes, C: Zugabe des Enzyms und Aufbereitung in 
der Zentrifuge, D: Entnahme der SVF oder Kultivierung. 
 
1.3 Fibrin-Kleber als Zellträger und dessen Verwendung in der Klinik 
Therapiekonzepte in der regenerativen Medizin haben das Ziel, bestimmte Gewebe oder 
Organe zu reparieren, auszutauschen oder die Regeneration durch das Einbringen von 
Vorläuferzellen, die zur Bildung von neuem Gewebe fähig sind, zu beschleunigen. Da die 
direkte Injektion von Vorläuferzellen an die Stelle der Verletzung zu einer schlechten, 
dauerhaften Einwachsrate führt und eine beträchtliche Anzahl verloren geht, werden Gerüste 
aus verschiedenen Materialien als Zellträger verwendet. Der ideale Zellträger sollte 
biokompatibel sein, ähnliche mechanische Eigenschaften wie das natürliche Gewebe haben 
und bei Implantation keine Entzündungsreaktion hervorrufen. Außerdem sollte er eine 
Zellanhaftung, Zellproliferation und Zelldifferenzierung ermöglichen [62]. 
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Man unterscheidet zwei verschiedene Arten von Biomaterialien, die als Zellträger verwendet 
werden. Zum einen natürliche Biomaterialien, die im Allgemeinen Proteine und 
Polysaccharide umfassen (Kollagen, Fibrin, Alginat, Hyaluronsäure, usw.), und zum anderen 
synthetische Biomaterialien, die aus metallischen, keramischen oder polymeren Materialien 
wie Polyglycolsäure und Polymilchsäure bestehen [63]. Natürliche Biomaterialien haben 
einige Vorteile gegenüber den synthetischen: Sie imitieren die Struktur und 
Zusammensetzung der nativen extrazellulären Matrix und binden Wachstumsfaktoren und 
andere Proteine, um während der Geweberegeneration die Migration und das Wachstum der 
umgebenden Zellen zu lenken bzw. zu unterstützen. Des Weiteren sind sie meist 
biokompatibel, biologisch abbaubar und nicht toxisch oder immunogen [64]. 
So bietet auch Fibrin, ein biologisch abbaubares Polymer, zahlreiche Vorteile gegenüber 
synthetischen Materialien in der Funktion als „Tissue Engineering“- Gerüst und Zellträger. Es 
wird physiologischerweise während des normalen Wundheilungsprozesses absorbiert und 
zeigt eine minimale Entzündungs- und Fremdkörperreaktion. Eine gleichmäßige 
Zellverteilung, gute klebende und mechanische Eigenschaften sowie biologische Abbaubarkeit 
sind nur einige der Qualitätsmerkmale des Fibrins [65]. Es kann zudem die Adhäsion, 
Migration, Proliferation und gewünschte Differenzierung von Vorläuferzellen begünstigen 
[66], [67]. 
Als Nachteile des Fibrins sind die geringe mechanische Festigkeit und der schnelle Abbau zu 
erwähnen. Deswegen haben Arbeitsgruppen versucht, durch Veränderungen der 
Fibrinpolymerisation auf molekularer Ebene, wie z.B. Änderungen in der pH-, Salz- und 
Thrombinkonzentration, eine höhere Festigkeit zu erreichen. Auch eine Anheftung von 
Polyethylenglykol (PEG) wird mehrfach in der Literatur verwendet [68], [69]. Da es jedoch bei 
Implantation zu einer starken inflammatorischen Immunantwort kommen kann [70], sollte 
das für die Patientensicherheit vermieden werden. 
Fibrin-Kleber werden bei chirurgischen Eingriffen bereits seit 1909 eingesetzt [71], 
insbesondere bei solchen, welche ein hohes Risiko einer postoperativen Blutung aufweisen, 
zum Beispiel in der Visceralchirurgie bei Läsionen an parenchymatösen Organen oder 
Blutungen aus Ulcera im Magen oder Duodenum. Auch in der Neurochirurgie und in der 
Thoraxchirurgie wird Fibrin-Kleber verwendet [72]. In der Plastischen Chirurgie wird er unter 
anderem bei Verbrennungen benutzt, wie in der Studie von Kim J. im Jahr 2018, in welcher die 
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Verwendung von Fibrin-Kleber zu einem besseren Anwachsen von Spalthauttransplantaten 
führte [73]. 
In zahlreichen Tierstudien wird Fibrin-Kleber als Trägersubstanz von Zellen benutzt, um den 
Heilungsprozess zu fördern, so zum Beispiel für die Regeneration eines infarzierten, 
ischämischen Herzmuskelareals [74], bei Knorpeldefekten [75] oder bei chronischen Wunden 
als Folge eines Diabetes mellitus [76]. Sehr vielversprechend sind die Ergebnisse im Bereich 
der peripheren Nervenregeneration [21], [22]. 
2. Zielsetzung und Eigenanteil 
Das erste Ziel dieser Arbeit war die Evaluation des Aufbereitungssystems ARCTM-Tissue 
Processing Unit, um zu testen, inwiefern diese Zellisolierungsmethode Anwendung im 
klinischen Alltag finden kann. Da die SVF in zahlreichen Anwendungsgebieten in der 
Plastischen Chirurgie, sei es bei der Eigenfetttransplantation, bei chronischen Wunden oder 
bei Verbrennungen, durch die mehrfach bewiesene Wirksamkeit einen enormen 
Bedeutungszuwachs bekommen hat, wird die schnelle Gewinnung dieser Zellfraktion in 
Zukunft von Bedeutung sein. Die Arbeitsschritte der Zellisolierung wurden dem Protokoll des 
Herstellers entnommen. Durch Kultivierung der daraus gewonnenen SVF wurden die 
multipotenten Stammzellen (ASPCs) auf ihre Eigenschaften untersucht. Dabei war es auch von 
Bedeutung, wie viele plastikadhärente ASPCs tatsächlich aus der SVF gewonnen werden 
können. 
Im nächsten Schritt untersuchten wir die Biokompatibilität des Fibrin-Klebers ARTISS (Baxter, 
USA) und das Verhalten von ASPCs darin, um herauszufinden, ob die Kombination eines 
zellbesiedelten Gels eine mögliche Anwendung in einer klinischen Situation darstellt, wie z.B. 
bei der Unterstützung von peripheren Nervenläsionen. Da die alleinige Injektion von Zellen oft 
zu unsicher ist und es zu einer fraglichen Einwachsrate ins Gewebe und Zellverlust kommen 
kann, ist ein geeignetes Trägermaterial von großem Nutzen. Dieses sollte die Zellen nach der 
Transplantation an dem gewünschten Ort halten, damit sie ihre protektive Wirkung entfalten 
können. Die Ergebnisse der zweiten Publikation sollen zum Verständnis von zellbesiedelten 
Proteingelen und somit zur Entwicklung verbesserter Trägersubstanzen für das „Tissue –
Engineering“ beitragen. 
Beschreibung des Eigenanteils Publikation 1: Ausführliche Literaturrecherche, Mitgestaltung 
des Versuchsaufbaus, Fettentnahme an Ratten und Isolierung der SVF mit dem 
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Aufbereitungssystem, Durchführung aller Experimente zur Charakterisierung der 
Fettvorläuferzellen, Gestaltung der Abbildungen, Verfassen des Material-und Methoden-Teils, 
Korrekturlesen des Manuskripts. 
Beschreibung des Eigenanteils Publikation 2: Ausführliche Literaturrecherche, Mitgestaltung 
des Versuchsaufbaus, Durchführung aller in vitro Experimente mit Fibrin-Kleber und 
Fettvorläuferzellen, gemeinsame Analyse und Interpretation der Versuchsergebnisse mit den 
Co-Autoren der Studie, Erstverfassung des Manuskripts, Durchführung aller Experimente im 
Rahmen der Revision, Erstverfassung der Revision. 
3. Zusammenfassung 
3.1. Deutsche Zusammenfassung 
Durch enzymatische Verdauung von aspiriertem Fettgewebe kann die heterogene stromale 
vaskuläre Fraktion (stromal vascular fraction; SVF), die Fettvorläuferzellen (adipose-derived 
stem/progenitor cells; ASPCs) enthält, isoliert und in den Patienten zurückgeführt werden. Das 
Ziel beider Studien war es, eine Population von Zellen einschließlich multipotenter 
Vorläuferzellen aus Fettgewebe zu isolieren, um eine zellbesiedelte, biokompatible Matrix 
herzustellen, an der die Zellen adhärieren und ein stabiles Überleben aufweisen können. Diese 
biokompatible Matrix sollte für die Implantation in einen Patienten geeignet und deren 
Herstellung in der Nähe der Patientenversorgung durchführbar sein. Außerdem sollte die 
Herstellung der zellbesiedelten Matrix in einer möglichst geringen Zeit durchführbar sein, um 
ihr Zellüberleben und ihre sofortige Transplantation in demselben Verfahren zu 
gewährleisten.  
Wir haben ein zertifiziertes Zellisolationssystem mit dem Namen ARCTM-Tissue Processing 
Unit evaluiert, um die Wirksamkeit und Zuverlässigkeit dieses halbautomatisierten Systems 
für die SVF-Isolierung aus Fettgewebe zu testen. In unserer Studie konnten wir mit dem 
halbautomatisierten Verfahren aus der frisch isolierten SVF ca. 60.000 plastikadhärente Zellen 
pro ml Fettgewebe gewinnen. Diese Zellen wurden sowohl unter normoxischen als auch unter 
hypoxischen Bedingungen kultiviert und auf ihr Stammzellpotential getestet. Sie zeigten eine 
multipotentielle Differenzierung zur adipogenen und osteogenen Linie sowie eine hohe 
Koloniebildungseffizienz (CFU). Die Durchflusszytometrie bestätigte ein Oberflächenprofil der 
ASPCs, das für die mesenchymalen Stammzellen der Ratte angenommen wird und dem 
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Expressionsprofil von humanen ASPCs ähnelt. Kultivierung unter Hypoxie wirkte sich positiv 
auf die Proliferation und den Zellmetabolismus aus. 
Als biokompatible Matrix verwendeten wir den ARTISS Fibrin-Kleber der Firma Baxter. ASPCs 
zeigten in unseren 2D-Untersuchungen Adhärenz auf dem Fibrin-Kleber, eine gleichmäßige 
Verteilung und eine ähnliche Morphologie auf dem Kleber wie auf Plastik. Die 3D-Experimente 
zeigten nach 7 Tagen in Kultur ebenso eine gleichmäßige Verteilung und eine spindelförmige 
Morphologie der Zellen. In einem Langzeitversuch zeigten die Zellen ein beständiges 
Überleben und einen stabilen Metabolismus über 2 Wochen hinweg. Auch in dem Versuch 
des TUNEL-Assay konnten keine apoptotischen Zellen innerhalb dieser 2 Wochen gefunden 
werden, was das Langzeitüberleben der Zellen bestätigte. In der Timelapse-Analyse konnten 
wir beobachten, dass die Zellen sich frei im Fibrin bewegen können und ihn auf zunächst 
unbekannte Weise verdauen bzw. abbauen. In einer quantitativen PCR-Analyse haben wir 
gezeigt, dass die Matrix-Metalloproteinasen 3,9 und 13 (MMPs) auf mRNA-Ebene von den 
Zellen hochreguliert werden, die eine Rolle im Abbau des Fibrins spielen könnten. Im 
Gesamtergebnis erwies sich der ARTISS Fibrin-Kleber als eine zellkompatible, leicht formbare 
und applizierbare Trägersubstanz für Zellen. Zudem ist der Fibrinkleber aufgrund des häufigen 
Einsatzes für das OP-Personal ein bekanntes Produkt. 
Neben zahlreichen tierexperimentellen Studien, wird die SVF bereits in unterschiedlichen 
Fachbereichen am Menschen angewendet, wie zum Beispiel in der Diabetologie, Kardiologie, 
Pulmologie oder Orthopädie. Dabei wird die SVF direkt an die zu behandelnde Stelle, 
intravenös, intrakardial oder intraartikulär injiziert. In vielen Pilotstudien werden bereits auch 
im Labor expandierte aus humanem Fettgewebe gewonnene ASPCs angewendet, so 
beispielsweise für die Behandlung von Komplikationen des Morbus Crohn. 
Auch wenn die Anwendung der SVF zu vielversprechenden Ergebnissen führt, gibt es letztlich 
noch keine vollständige Charakterisierung der heterogenen Zellmasse. Wenn die SVF injiziert 
wird, erfolgt eine Transplantation der gesamten Mikroumgebung der Stammzellen und nicht 
nur die der Stammzellen selbst. Bevor das Verfahren also in die klinische Praxis eingeführt 
werden kann, muss der Wirkmechanismus verstanden werden. Es gilt, die Fragen zu 
beantworten, wie sich die transplantierten Stammzellen in vivo vor allem auf lange Sicht hin 
verhalten, ob sie ihren undifferenzierten Zustand beibehalten oder sich in andere Zelltypen 
differenzieren. Ebenso sollte untersucht werden, welche sezernierten Faktoren die beste 
therapeutische Wirkung haben. Eine weitere wichtige Frage bezüglich der klinischen 
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Anwendung von Stammzellen ist ihre Sicherheit im Rahmen der Tumorgenese. Bisher wurden 
keine bösartigen Transformationen oder negative Auswirkungen von injizierten 
Fettvorläuferzellen in humanen Studien berichtet. 
In Deutschland zählen zelltherapeutische Präparate bzw. klinische Prüfpräparate zu den 
Arzneimitteln. Dementsprechend wird deren Verwendung im Arzneimittelgesetz (AMG) 
geregelt. Diese Richtlinien geben vor, welche Anforderungen für Produkte von Herstellern in 
der pharmazeutischen Industrie zu erfüllen sind, damit für die Patientinnen und Patienten die 
größtmögliche Sicherheit gewährleistet ist. Da die SVF aus lebensfähigen Zellen besteht, die 
die Eigenschaft besitzen menschliches Gewebe wiederherzustellen, handelt es sich laut 
Gesetzgeber um ein biotechnologisch bearbeitetes Gewebeprodukt. Somit fällt es unter die 
rechtlich verbindliche EU-Verordnung für neuartige Therapien („Advanced Therapy Medicinal 
Products“; ATMP) und benötigt zur Anwendung am Menschen eine Erlaubnis nach §§20b bzw. 
20c des AMG. 
Während die Anforderungen der gesetzlichen Regularien und Zulassungsanforderungen somit 
für die klinische Verwendung von ASPCs derzeit schwer erfüllbar sind, ist die Isolierung der 
SVF aus Lipoaspiraten hingegen umsetzbar. Dabei erfolgt keine ex vivo Kultivierung im Labor. 
In unserer Studie bestätigen wir, dass die Isolierung der SVF mit der ARCTM Tissue Processing 
Unit in weniger als 60 Minuten möglich ist. Die isolierte SVF enthielt die gewünschten ASPCs, 
was durch Durchflusszytometrie und das Differenzierungspotential nachgewiesen wurde. Die 
Isolationsschritte können von einer geschulten Person unter sterilen Bedingungen in einem 
geeigneten Reinraum durchgeführt werden. 
Wir befürworten zusammenfassend die Verwendung von Fibrin-Kleber als Gerüst bei 
zellbasierten therapeutischen Anwendungen. Fibrin-Kleber ist klinisch zugelassen, 
biokompatibel und hält eine hohe Lebensfähigkeit von Zellen aufrecht. Nach Isolierung der 
SVF aus dem Lipoaspirat des Patienten stellt die Kombination eine vielversprechende 
Anwendung in unterschiedlichen Bereichen der regenerativen Medizin dar. 
  
3.2 Englische Zusammenfassung 
The heterogeneous stromal vascular fraction (SVF) which contains adipose-derived 
stem/progenitor cells (ASPCs) can easily be isolated through enzymatic digestion of aspirated 
adipose tissue and reinjected into the patient. 
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In conclusion, the purpose of both studies was to isolate a population of cells that included 
multipotent progenitor cells in order to generate a cell-seeded biocompatible matrix, which 
the cells could adhere to and enable a stable survival. This biocompatible matrix should be 
suitable for implantation into human subjects and preparation should be possible close to the 
site of patient care, e.g. the operating room. Furthermore, the fabrication of the cell-seeded 
biocompatible matrix should take as little time as possible to guarantee cell survival. The graft 
should possibly be transplanted in the same operative intervention. 
Therefore, we evaluated a certified cell isolation system called ARCTM Tissue Processing Unit 
with the aim of testing the efficiency and reliability of this semi-automated system for SVF 
isolation from adipose tissue. 
The SVF cells, freshly isolated using a semi-automated procedure, contained 60.000 adhered 
cells per ml fat tissue. Those cells were cultured under normoxic and hypoxic culture 
conditions and tested on their stem cell potential. They showed multipotential differentiation 
towards the adipogenic and osteogenic lineage and a high colony-forming-unit (CFU) 
efficiency. A flow cytometric analysis confirmed a SVF cell composition profile, which is 
assumed for rat mesenchymal stem cells and is also similar to the human expression profile. 
Cultivation under hypoxia had a positive effect on proliferation and cell metabolism. 
As a biocompatible matrix, we used the ARTISS fibrin glue from Baxter (USA). In our 2D studies, 
the cells showed adherence, uniform distribution, and similar morphological behavior on the 
fibrin glue as on plastic. The 3D experiments also showed a uniform distribution and a spindle-
like morphology of the cells after 7 days in culture. In a long-term experiment, the cells showed 
a constant survival and stable metabolism for 2 weeks. Also, in the TUNEL assay, no apoptotic 
cells could be detected within these 2 weeks, which confirms the long-term survival of the 
cells. In a time lapse analysis, we observed that the cells can move easily in the fibrin matrix 
and degrade it. In a quantitative PCR analysis, we were able to show that the matrix-
metalloproteinases 3, 9 and 13 (MMPs) were highly upregulated at the mRNA level by the 
cells, which might play a role in degradation of the fibrin. 
Overall, the ARTISS fibrin glue proved to be a cell-compatible, easy-to-apply carrier substance 
for cells. As the ARTISS fibrin glue is widely used throughout all surgical specialties, the 
handling and the thawing of the two-compound fibrin glue is established. 
In addition to numerous animal studies, there is a great number of clinical trials in humans 
using mesenchymal stem cells, e.g. in diabetology, cardiology, pulmonology or orthopedics. 
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The SVF is applied directly into the operative site or injected intrapulmonal, intracardial or 
intraarticular. In pilot studies, culture-expanded human ASPCs are already used with 
magnificent outcomes, for example in patients with complications of Crohn’s disease. 
Nevertheless, there is no full characterization of the heterogeneous SVF. When the SVF is 
injected, the whole microenvironment of the stem cells is transplanted as well. There is a great 
need to understand how things work before introducing it into common clinical practices. 
There are questions arising, whether the grafted stem cells differentiate into other cell types 
or maintain their undifferentiated state. Further it needs to be answered, which factors are 
secreted by the stem cells and how they mediate a therapeutic effect, especially on a long-
term basis. Another important question regarding clinical use of stem cells is their safety in 
the context of tumorgenesis. No malignant transformation or adverse events of injected SVF 
or ASPCs has been observed in human trials so far. 
In Germany, cell-based therapies are categorized as pharmaceutical drugs and are regulated 
by the pharmaceutical law (Arzneimittelgesetz, AMG). The SVF consists of living cells and is 
able to repair human tissue. Because of this, the cells are subcategorized as a 
biotechnologically produced product. Therefore the use of SVF in the European Union is 
regulated in the Law "Advanced Therapy Medicinal Products" ATMP), and permission is 
required (§§20b and 20c) for application in human probands. 
While the requirements and formalities for using ASPCs in humans are hardly realizable, the 
isolation of SVF from lipoaspirates is. There is no need of ex vivo cultivation. 
In our study, we confirm that the isolation of the SVF from fat tissue is possible in fewer than 
60 minutes with the ARCTM Tissue Processing Unit. The isolated SVF contains the desired 
ASPCs, which was proven by flow cytometry and the differentiation potential. 
In summary, we support the use of fibrin glue as a scaffold in cell-based therapeutic 
applications in the clinical field because it is clinically approved, biocompatible, and maintains 
high cell viability. We recommend the use of fibrin gel scaffolds that can be prepared with the 
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